






























































































































































































































































Cells were  harvested  and  disrupted with  100‐μm  glass  beads  (Sigma)  using  a  Precellys®24  bead 
beater (Bertin Technologies) in a buffer containing 20 mM Tris‐HCl, 500 mM NaCl, 20 mM imidazole, 



















of GR‐His expression. Cell pellets were  re‐suspended  in 1 M hydroxylamine at pH 8.0  in 50%  (v/v) 
methanol and disrupted via vortexing for 1 min, prior to incubation at 30°C for 10 min. The resulting 
reaction mixtures were  subsequently extracted at  least  three  times with petroleum ether  (boiling 
































































































































proton  pumping.  To  directly  compare  the  proton  pumping  activity  of  proteorhodopsin  and 
Gloeobacter rhodopsin, we measured the proton pumping rate of GR and PR  in  intact E. coli   cells 
under  various  intensities of white  light  (from 250  μE m−2  s−1  to 6000  μE m−2  s−1,  see  Fig.   4). The 
proton pumping rate initially increased linearly with the light intensity (≤ 1500 μE m−2 s−1), and then 
gradually saturated with higher light intensities. Fig.  4 shows that under the conditions selected GR 
displays  a  two‐fold  higher molecular  proton‐pumping  rate  than  PR, with  a maximum  rate  of  4.8 
protons per GR molecule per second.  
An  important  question  is  whether  or  not  association  with  carotenoids  can  improve  the  proton 
pumping activity of GR‐His.  In order  to  investigate  this, we measured  the proton pumping  rate of 
holo‐GR‐His (all‐trans retinal bound GR‐His)  in vivo under conditions with and without the addition 
of echinenone; 3‐OH echinenone, or canthaxanthin. However, our attempts to reconstitute holo‐GR‐
His with carotenoids  in vivo  in E. coli were not  successful. Spectra of  intact E. coli cells expressing 
holo‐GR,  showed  no  differences with  and without  addition  of  carotenoids.  Presumably  the  outer 












subsequent  growth  phases  and  reached  a  peak  (at  ~8.4  ×104  molecules  per  cell)  at  the  early 
stationary  phase,  and  was  then  followed  by  a  decrease.  In  contrast,  the  PR‐expressing  strain 
(Synechocystis with pQC006) showed an overall increasing trend in retinal production and displayed a 
sharp  increase  in  the  late  stationary  phase  (data  not  shown).  In  addition,  the  changes  in  retinal 
production  level  did  not  correlate with  those  of  GR‐His  expression.  Significantly,  the  number  of 
functional GR‐His molecules clearly depends on the growth phase of the cells. Therefore, in e.g. the 
linear growth phase of Synechocystis,  in which a  large fraction of GR‐His  is present as apo‐GR‐Hiss, 






Trap  column  (see Materials  and Methods).  The  relevant  elution  fractions  showed  a  yellow‐brown 
color with a spectrum containing a broad absorption peak in the range of 350 ‐ 550 nm. In addition, a 
peak with a maximum absorption at 678 nm  in the same fraction strongly suggests the presence of 
contaminating  (i.e.  Chl  a‐binding)  proteins.  The  co‐elution with  a  small  Chl  a‐binding  protein  has 
been  consistently  observed  in  fractionations  of  His‐tagged  proteins  from  Synechocystis.  A 
corresponding fraction from a retinal‐deficient Synechocystis strain (JBS14003; unpublished results) 
containing pQC006 (for apo‐PR‐H expression) was used as a reference to correct for the presence of 
this  contaminant.  The  spectrum  corrected  with  this  reference  spectrum  should  represent  the 
spectrum  of His  tagged GR  from  Synechocystis.  Fig.  6  clearly  shows  that  the  corrected  spectrum 
contained an absorption peak in the range of 400 to 600 nm, with a maximum at 486 nm rather than 
540 nm. A closer  look at the spectra shows that two shoulders are present at 458 nm and 540 nm. 
These  latter characteristics strongly suggest  the binding of carotenoids  to GR‐His. HPLC analysis of 
pigment  extracts  of  this  purified  GR‐His  protein  fraction  further  confirmed  this  finding  as  we 
detected a peak with a close retention time (0.3 minutes  later) as echinenone, but with a different 
UV/Vis spectrum, i.e. a blue‐shift of its maximum absorption of a few nm as compared to echinenone 
(data  not  shown).  However,  not  enough  information  so  far  is  available  to  propose  a  tentative 
structure  of  this/these  compound(s).  We  consider  it  likely,  however,  that  it  is  a  derivative  of 
echinenone,  as  Synechocystis  displays  a  very  complex  carotenoid metabolism,  and  conversion  of 
echinenone  is  certainly  possible. Moreover, we  also detected  a peak of  retinal oxime  from  these 
extracts  of  the  GR‐His  fraction, which  confirms  that  all‐trans  retinal  had  been  bound  by GR‐His. 
Therefore, based upon the analysis of the spectrum and the results of chromophore extraction, we 
conclude  that  GR‐His  expressed  in  vivo  in  Synechocystis  has  bound  all‐trans  retinal  well  as  (a) 
carotenoid(s). Although the structure of the carotenoid(s) is still unknown, we were able to isolate (a) 
carotenoid(s) bound  to holo‐GR  from Synechocystis  in a buffer with 0.1% DDM, which  implies  that 




Transmembrane  proteins  often  form  functional  oligomers,  as  oligomer  formation  can  provide 
increased  structural‐  and  proteolytic  stability,  may  facilitate  membrane  insertion,  and  allows 
functional  cooperativity  (Cymer &  Schneider,  2012).  Proteorhodopsin  and Bacteriorhodopsin both 
function in the form of oligomers (i.e. hexamers (Hussain et al., 2015) and a two‐dimensional array of 
trimers  (Blaurock  &  Stoeckenius,  1971),  respectively).  The  quaternary  structure  of  Gloeobacter 
rhodopsin, in particular when isolated from Synechocystis has so far remained unexplored. 
The oligomeric state of GR‐His isolated from E. coli  and from Synechocystis, both purified by His‐Trap 











Binding  a  carotenoid  could  stimulate  the  formation  of  oligomers  of  a  rhodopsin,  as  such  a 
hydrophobic pigment molecule may bind at the  interface between monomers so as to connect and 
assemble them into oligomers (Yoshimura & Kouyama, 2008). As GR‐His also can be present in either 
of  three oligomeric  states  at different  ratios  in  a pH dependent manner,  it  is  interesting  to  know 
whether  binding  of  a  carotenoid  has  a  significant  influence  on  oligomer  formation  of GR‐His.  To 
explore  this, GR‐His was  reconstituted with echinenone  in  vitro as described under Materials and 
Methods and analyzed by size‐exclusion chromatography. The change in ratio of the three structural 
isomers was estimated  in  the eluted samples by comparing  the  results obtained with and without 




isolated  from E. coli, although  they both presumably do  form  the same  type of oligomers. Besides 
this,  for GR  in addition a  large  fraction  showed up  in  front of  the eluting oligomers. Overall  these 
results indicate that the same oligomeric states are present in GR‐His isolated from E. coli and from 
Synechocystis.  Further  spectral  analysis  showed  that  the  material  eluting  at  7  –  9  ml  mainly 
contained contaminating proteins  (i.e. Chl a‐binding protein), while between 10 and 13 ml, GR‐His 
eluted  from  the  column  with  two  chromophores  bound  (i.e.  retinal  and  a  carotenoid;  data  not 
shown).  
Conclusions and Perspectives: 
Our  previous  study  demonstrated  that  functional  expression  of  Proteorhodopsin  in  Synechocystis 
stimulates  the growth  rate of  this organism, only with a  few percent  (Q. Chen et al., 2016).  In an 
attempt  to  further  increase  the energy  contribution  from  retinal based phototrophy, Gloeobacter 
rhodopsin was heterologously  expressed  in  Synechocystis. Although  this  latter  rhodopsin  shows  a 
higher  pumping  rate  (two  fold  higher  than  PR)  and  has  a  unique  ability  to  bind  (an  antenna) 
carotenoid  (which can  further  increase  its pumping  rate),  its  lower expression  level, however, will 




two  rhodopsins  in  (a)  mutants  of  Synechocystis  may  be  a  promising  approach.  The  results  of 
physiological studies strongly suggest that PR activity in its endogenous host is most beneficial when 





Cyclic  electron  flow  around  PS‐I  essentially  also  functions  as  a  light‐driven  proton  pump,  and 
therefore works  to generate extra proton motive  force and/or ATP  synthesis, without  the coupled 
formation of NADPH (Branco Dos Santos, Du, & Hellingwerf, 2014). Considering this, one may expect 
that  functional  expression  of  proteorhodopsin  in  a  PS‐I  deletion  strain  could  partially  restore  the 
impaired production of ATP and therefore growth of such a mutant to the corresponding wild type 
levels.  This  idea  even makes more  sense  if  linear  electron  flow  in  a  PS‐I deletion  strain  could be 
adjusted to occur via PS‐II plus NDH‐1 only, for water‐driven reduction of NADPH, as proposed in (Ort 
et al., 2015).  
As  compared  to  Gloeobacter  rhodopsin,  bacteriorhodopsin  even  pumps  much  faster  (~  100 
protons/BR/s;  (Singh & Caplan, 1980). However,  the poor expression  level of bacteriorhodopsin  in 
many heterologous hosts  limits  its usefulness. A recent report showed  improved overexpression of 
bacteriorhodopsin  in  E.  coli,  based  on  constructing  chimeric  proteins  of  bacteriorhodopsin  and  a 
sensory  rhodopsin, and/or optimization of  the absence of  tertiary  structure  in  the 5’  region of  its 
mRNA  (Bratanov et al., 2015). This opens up  the possibility  to  try expression of bacteriorhodopsin 
derivatives also  in Synechocystis, although there  is no guarantee that functional holoprotein will be 
formed from such chimera’s. More exciting is the possibility to functionally express a far‐red‐shifted 
proteorhodopsin which can absorb and  function with  light of a wavelength beyond 700 nm  (i.e. a 
proteorhodopsin with maximum absorption at 750 nm; S. Ganapathy et al, unpublished results). This 
will allow us to construct a Synechocystis strain which can (also) utilize infrared light. Replacement of 
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